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Zoonotische Kuhpockenviren (cowpox virus = CPXV) sind endemisch in Europa, Nord- und 
Zentralasien und weisen ein sehr breites Wirtspektrum auf (1, 2). So können sich zum Beispiel 
Hauskatze (Felis catus) (3, 4) und Heimtierratten (Rattus norvegicus forma domestica) (5-7), 
aber auch Zootiere, wie Elefanten (Elephas maximus) (8), Alpakas (Vicungna pacos) (9) oder 
Neuweltaffen (10, 11) mit dem Virus infizieren. Von diesen -sogenannten akzidentellen- 
Wirten kann eine „Spill-over“-Infektion auf den Menschen über Hautläsionen erfolgen (4, 7, 
12). Nachdem die Pflichtimpfung gegen Menschenpocken (VARV) mit Beginn der 1980iger 
Jahre eingestellt wurde, weisen heute mehr als die Hälfte der Menschen keinen Immunschutz 
gegen VARV oder andere Orthopockenviren wie CPXV auf (13, 14). In Folge dessen steigt die 
Anzahl humaner Kuhpocken-Infektionen in Europa an (15-17). 
Wildlebende Nagetiere gelten als das natürliche Reservoir von CPXV. Bereits Ende der 80iger 
Jahre wurden in Osteuropa Antikörper bei Gelbzieseln (Citellus fulvis) und Gerbilen (Rhombo-
mys opimus, Meriones libycus, und M. meridianus) mit sehr geringer Prävalenz nachgewiesen 
(18, 19). In Westeuropa konnten die höchsten Antikörper-Prävalenzen in Rötelmäusen 
(Myodes glareolus), Erdmäusen (Microtus agrestis) und Waldmäusen (Apodemus sylvaticus) 
ermittelt werden (20-22). Eine Virusisolation ausgehend von tierischem Material der 
genannten Spezies war jedoch bis vor kurzem nicht erfolgreich und nur sehr selten konnte 
virale DNA nachgewiesen werden (23, 24).  
Ziel dieser Arbeit war es, Fragen zum zentraleuropäischen Reservoirwirt von CPXV genauer zu 
eruieren. Dabei wurde das Augenmerk primär auf die Rötelmaus gelegt, da diese Spezies 
bisher zwar serologisch mit CPXV in Verbindung gebracht wurde (20, 23), aber vor dieser 
Studie kein CPXV-Isolat aus der Rötelmaus beschrieben werden konnte. Dagegen konnte aus 
Geweben diverser akzidenteller Wirte (25), zum Beispiel der Ratte (26), oder aus Proben vom 
Reservoirwirt Feldmaus (Microtus arvalis) (27, 28) verschiedene CPXV-Isolate gewonnen 
werden. Das in dieser Arbeit gewonnene erste CPXV-Isolat aus Rötelmausgewebe 
(Publikationen I und II) wurde in umfangreichen Infektionsversuchen, sowohl mit Feldmäusen 
als auch Rötelmäusen als Vertreter der Reservoirwirte (28), wie auch in Ratten, als Modell für 




Des Weiteren sollten in dieser Arbeit spezifische Gene identifiziert werden, die einen Einfluss 
auf die Virulenz von CPXV im Modelltier Ratte haben. In diesem Zusammenhang konnte 
außerdem gezeigt werden, dass die Identifikation von Virulenzfaktoren des CPXV 




















1.1. Taxonomische Klassifikation von Pockenvieren  
Die Familie der Poxviridae gehört zu den großen DNA Viren (31) und umfasst zwei Subfamilien 
(Tabelle 1): Die Entomopoxvirinae, die ausschließlich Insekten infizieren und die Chordopox-
virinae, welche Wirbeltiere infizieren. Letztere Subfamilie beinhaltet zum jetzigen Zeitpunkt 
elf Genera, die sich auf Grund von Wirtspektrum, Morphologie, serologischer Kreuzreaktivität 
und Sequenzähnlichkeit unterscheiden: Avipoxvirus, Capripoxvirus, Centapoxvirus, Cervidpox-
virus, Crocodylidpoxvirus, Leporipoxvirus, Molluscipoxvirus, Orthopoxvirus, Parapoxvirus, 
Suipoxvirus und Yatapoxvirus.  
Tabelle 1 Systematische Einteilung der Familie Poxviridae (nach ICTV, Stand 07.02.2020) (32) 
Subfamilie Genus Spezies Wirtsspektrum Referenz 
Entomopoxvirinae 






Gammaentomopoxvirus 6 Zweiflügler (Fliegen, Moskitos) (33) 
Chordopoxvirinae 
Avipoxvirus 10 Vögel (34) 
Capripoxvirus 3 Ziegen, Schafe Rinder, Büffel (35) 
Centapoxvirus 1 Mensch, Sumpfmaus (36-38) 
Cervidpoxvirus 1 Hirsch (39) 
Crocodylidpoxvirus 1 Krokodile (40) 
Leporipoxvirus 4 Hasenartige, Grauhörnchen (41) 
Molluscipoxvirus 1 Mensch (42) 
Orthopoxvirus 10 Säugetiere  
Parapoxvirus 4 Ziegen, Schafe, Rinder, Mensch (43) 
Suipoxvirus 1 Schweine (44) 
Yatapoxvirus 2 Mensch, Primaten (45) 
 
Das Kuhpockenvirus (CPXV), auf welches in dieser Arbeit vorrangig eingegangen wird, gehört 








Tabelle 2 Wichtige Vertreter der Orthopockenviren nach Fenner 1989 (46) 
 Wirtsspektrum Geographische Verbreitung Referenz 
Kamelpockenvirus 
(Camelpox virus); CMPV 
Altwelt- und 
Neuweltkameliden 
Afrika, Asien (47, 48) 
Kuhpockenvirus  
(Cowpox virus); CPXV 
Nagetiere, Katze, Rind, 
Mensch, Zootiere 
Europa, Asien (1-8, 10-12, 27) 
Mäusepockenvirus 
(Ectromelia virus); ECTV 
Maus Europa, Japan, China (49) 
Affenpockenvirus 
(Monkeypox virus); MPXV 
Affe, Mensch, 
Zootiere, Präriehund 
West-, Zentralafrika (50-53) 





(Variola virus); VARV 
Mensch eradiziert (58, 59) 
 
1.2. Historischer Hintergrund  
Innerhalb der Virusfamilie der Pockenviren ist das Variola Virus (VARV), Erreger der 
Menschenpocken oder Blattern (Smallpox), der bekannteste Vertreter der OPV. Das Virus ist 
hoch kontagiös, wird durch Tröpfcheninfektion von Mensch-zu-Mensch übertragen und ist 
ausschließlich humanpathogen (60-62). Ein Faktor, der für die Eradikation der humanen 
Pocken eine ausschlaggebende Rolle spielte, da VARV keinen tierischen Reservoirwirt aufwies 
(63).  
Man geht heute davon aus, das bereits Pharao Ramses V im Jahre 1157 vor Christus (v. Chr.) 
an den Menschenpocken erkrankte und verstarb (64). Hinweise drauf geben die pocken-
ähnlichen Läsionen seiner Mumie. Interessanterweise finden sich weder in der Bibel noch im 
Talmud, bedeutende Schriften zur damaligen Zeit, schriftliche Belege für Pocken-
Erkrankungen (65).  
Erste verlässliche Berichte von Erkrankungen mit Menschenpocken aus China lassen sich bis 
in das 4. Jahrhundert nach Christus (n. Chr.) zurückverfolgen (64). Zudem gibt es Hinweise, 
dass VARV bereits im 3. Jahrhundert v. Chr. nach China eingeschleppt wurde (66).  
Den Einzug nach Europa fand das Virus voraussichtlich zwischen dem 11. und dem 13. 
Jahrhundert n. Chr. (67-69). Ab dem 14. Jahrhundert war dieser Erreger als endemisch 
anzusehen (70). Im 17.-18. Jahrhundert erreichte das Virus mit den europäischen Siedlern den 




and Indian War“ (Franzosen- und Indianerkrieg) gegen die indigenen Völker Amerikas einge-
setzt. Decken, die zuvor von VARV infizierten Personen genutzt wurden, wurden unter den 
Ureinwohnern verteilt. Schätzungsweise bis zu 90% der Population der indigenen Bevölkerung 
wurden durch die Infektion ausgelöscht (71). 
Bereits vor Beginn des 18. Jahrhunderts wurde in Asien und Afrika die so genannte Variolation, 
eine Impftechnik, gegen Menschenpocken durchgeführt (68). Dabei wurde Krustenmaterial 
von Menschenpocken, die bereits in Abheilung waren, in Wunden an Arm oder Beinen einge-
bracht. Diese Technik kam mit Lady Mary Wortley Montague 1721 nach England. Nachdem 
sie ihren Sohn in Konstantinopel 1718 bei dem Arzt Charles Maitland mit VARV inokulieren 
ließ, wurde auch ihre Tochter 1721 im Beisein von Ärzten des königlichen Hofes inokuliert. 
Danach breitete sich die Technik der Variolation im gesamten britischen Königreich und kurz 
darauf auch in Kontinentaleuropa aus, obwohl 2% bis 3% der auf diese Art und Weise 
inokulierten Personen an Menschenpocken starben (68).  
Eine wesentlich sicherere Variante der Impfung gegen VARV wurde 1798 durch den englischen 
Arzt Edward Jenner eingeführt, der CPXV, ein weniger pathogenes Pockenvirus, anstelle des 
virulenten VARV zur Prävention gegen humane Infektionen mit VARV einsetzte (68). Er er-
kannte, dass Melkerinnen, die sich zuvor mit CPXV infiziert hatten, nicht empfänglich für VARV 
Infektionen waren. 1796 inokulierte er den 8-jährigen Jungen James Phipps mit Material aus 
einer Kuhpockenläsion der Melkerin Sarah Nelms. Zwei Monate später infizierte er das Kind 
mit infektiösen VARV-haltigen Pusteln. James blieb gesund. Daraufhin weitete Jenner seine 
Experimente an Kindern aus, mit demselben Ergebnis (72). Diese neue Art der „Variolation“ 
wurde Vakzinierung („Vaccination“) genannt, abgleitet vom lateinischen Wort „vacca“: die 
Kuh. Die Technik verbreitete sich im Folgenden über die ganze Welt. Im 19. Jahrhundert 
änderte sich das Virus, welches für die Vakzination verwendet wurde von CPXV zu Vaccinia 
Virus (VACV). Der Grund dafür ist nicht bekannt (71). Der Ursprung von VACV ist nicht 
abschließend geklärt (73). Da kein natürlicher Wirt für VACV bekannt war, wurde 1939 davon 
ausgegangen, dass es sich um ein „Laborvirus“ handelt, welches mittels Mutation und 
Rekombination aus CPXV, VARV und dem „Horsepox“-Virus (Pferdepocken) entstanden ist 
(73). Edward Jenner selbst vermutet, dass das Horsepox-Virus über Farmarbeiter von Pferden 
auf die Kühe übertragen wurden, an welchen sich dann später die Melkerinnen infizierten. 




Horsepox-Virus, durchführte, ohne dabei Abweichungen in den entstehenden Pocken-
Läsionen festzustellen. Er vermutete offenbar, dass CPXV und das Horsepox-Virus den selben 
Ursprung haben (74). Crookshank ging 1889 davon aus, dass Jenner bereits 1817 das 
„Equinating“ der Vakzinierung vorgezogen hat (74). Andere Ärzte wie der Italiener Luigi Sacco 
oder Jean De Carro in Wien nutzten ebenfalls mit Erfolg das Horsepox-Virus zur Vakzination. 
Beide konnten zeigen, dass das Horsepox-Virus auch ohne vorher eine Kuh infiziert zu haben 
vor VARV schütze (73).  
1976 kam es in der Mongolei zu einem schweren Ausbruch von Horsepox, bei welchem das 
bisher einzige Horsepox-Virus Genom (MNR-76) sequenziert werden konnte (75). Das 
konservierte Viruscore des Horsepox-Virus zeigt phylogenetisch eine enge Verwandtschaft zu 
VACV. Zudem konnte gezeigt werden, dass das Genom des Horsepox-Virus Gene enthält, die 
fragmentiert im Genom von VACV vorkommen, ebenso wie vollständige Gene des VACV 
Genoms fragmentiert im Horsepox-Virusgenom vorkommen (75). Die Autoren gehen davon 
aus, dass verschiedene Horsepox-Virusstämme den Ursprung für VACV darstellten (75). Um 
eine deutliche Aussage bezüglich des phylogenetischen Verwandtschaftsverhältnisses 
zwischen CPXV, VACV und dem Horsepox-Virus treffen zu können, würde man jedoch weitere 
Horsepox-Virusisolate benötigen (73). Heute scheint das Horsepox-Virus in Europa 
ausgestorben zu sein (73).  
Obwohl die systematische Impfung gegen die Menschenpocken weltweit bereits im 19. 
Jahrhundert begann, wurde erst mit dem Eradikationsprogramm der Weltgesundheits-
organisation (WHO) 1967 ein Durchbruch bei der Ausrottung von VARV erreicht (76). Nach-
dem die letzte, natürlich erworbene Infektion 1977 in Somalia aufgetreten war, erklärte die 
WHO die Menschenpocken 1980 für ausgerottet (71, 77, 78). Die Pflichtimpfung, wurde 
daraufhin eingestellt. Der letzte Todesfall ereignete sich 1978 bei der britischen medizinischen 
Fotografin Janet Parker, die sich im Labor mit dem Virus infizierte (71). Heute gilt mehr als die 
Hälfte der Menschen als ungeimpft gegen VARV (13, 14) und somit bestehen keine kreuz-
reaktiven, neutralisierenden Antikörper gegenüber anderen OPV (79). Diese neue Situation 







1.3. Morphologie der Orthopocken 
Die OPV gehören mit einer Größe von 360 x 270 x 250nm zu den größten bekannten Viren (31) 
und zeigen in der elektronenmikroskopischen Analyse eine ovale bis ziegelstein-förmige 
Gestalt mit strukturierter Oberfläche (Abb. 1 A). Im hantelförmigen „Core“ des Virus befindet 
sich das virale Genom (Abb. 1 B).  
 
Abbildung 1. Morphologie eines Orthopocken-Virions in elektronenmikroskopischer Auf-
nahme (A) Oberflächenstruktur von VACV (Aufnahme: CDC/Cynthia Goldsmith; (81)) (B) 
Querschnitt von VARV. Innerhalb der umhüllenden Membran befindet sich das hantelförmige 
Virus-Core mit dem viralen Genom (Aufnahme: CDC/ Dr. Fred Murphy; Sylvia Whitfield; (82)) 
1.3.1. Formen der Virionen 
Während einer Pockeninfektion werden insgesamt vier verschiedene Partikelformen be-
schrieben (83) 
(i) intracellular mature virus (IMV, MV);  
(ii) intracellular enveloped virus (IEV);  
(iii) cell associated enveloped virus (CEV); 
(iv) extracellular enveloped virus (EEV, EV). 
Hierbei gelten nur IMV und EEV als infektiös und somit essentiell für die Infektion (83). Es wird 
davon ausgegangen, dass IMVs vor allem die Übertragung zwischen den Wirten vermitteln, 
während die EEVs für die Ausbreitung innerhalb des Wirtes verantwortlich sind (84). Bei den 
IMVs umhüllt eine Lipidmembran das bikonkave Kapsid, welches den S-förmigen Genom-
Komplex enthält sowie zwei Lateralkörper (Abb. 2). EEVs besitzen eine zusätzliche äußere 
Hüllmembran, welche von der Wirtszelle abgeleitet wird. Dadurch sind EEVs gut angepasst, 
um die Infektion außerhalb der Zelle zu verbreiten und zudem relativ resistent gegenüber 





in den Oberflächenproteinen und nutzen somit verschiedene Mechanismen, um in die 
Wirtszelle zu gelangen (86).  
 
Abbildung 2. Schematischer Aufbau der infektiösen Pockenviruspartikel. Während das 
intracellular mature virus (IMV) von einer Membranhülle umgeben ist, wird das Virus-Core des 
extracellular enveloped virus (EEV) zusätzlich von einer äußeren von der Wirtszelle 
abgeleiteten Membran umgeben.  
 
1.3.2. Struktur des Pockengenoms (Abb. 3) 
OPV besitzen ein lineares, doppelsträngiges DNA-Genom (dsDNA) mit einer Länge von 130 bis 
230 Kilobasenpaare (kbp) (87). Die beiden Telomere an den Enden der dsDNA sind durch 
Hairpin-Loops kovalent verbunden und bilden so eine fortlaufende Polynukleotidkette (88). 
Das Genom kodiert insgesamt für ca. 200 Gene (89). Gene, die Proteine mit Schlüsselfunktio-
nen wie Replikation, Transkription, RNA-Prozessierung aber auch Zelleintritt, Virusassem-
blierung und Virusfreisetzung kodieren, sind im zentralen Bereich des Genoms angeordnet  
(90). Dieser zentrale Bereich des Genoms (sog. Core-Region) macht ca. 75% der gesamten 
Sequenz aus und ist am höchsten konserviert (88). Gene in den terminalen Regionen kodieren 




Genomenden befinden sich sogenannte inverted terminal repeats („umgekehrte Wieder-
holungen an den Genomenden“; ITR), die kovalent miteinander verbunden sind und aus 200 
bis 500 Basenpaaren (bp) bestehen. ITRs sind invers angeordnete Tandemwiederholungen 
kurzer DNA-Abschnitten (91).  
 
Abbildung 3. Schematische Darstellung des Orthopocken-Genoms. Das dsDNA-Genom der 
Orthopocken (OPV) ist zwischen 130 und 230 kbp groß und ist an den Enden durch Hairpin-
Loops kovalent verbunden. An beiden Enden des Genoms befinden sich inverted terminal 
repeats („umgekehrte Wiederholungen an den Genomenden“; ITR). 
 
1.4. Vorkommen und Beständigkeit in der Umwelt 
Das „Virion“ von Pockenviren unterscheidet sich signifikant von anderen behüllten Viren. 
Neben DNA, Proteinen und Phospholipiden enthält es zu ca. 3% Kohlenhydrate (92). Dadurch 
zeigen die Partikel in der Umwelt eine sehr hohe Tenazität und bleiben über längere Zeiträume 
kontagiös. Im Allgemeinen ist ein -aus Wirten oder der Umwelt- isoliertes Virus resistenter 
gegen Umwelteinflüsse als aus Zellkultur angezogenes Material, ebenso sind zellgebundene 
Viren stabiler als zellfreies Virus (60). Pockenviren sind sehr resistent gegenüber Aus-
trocknung, was durch ihre Ausscheidung zum Beispiel über Hautkrusten (Sekundär-
effloreszenzen der Haut) noch weiter verstärkt wird. Getrocknetes VACV ist zum Beispiel bei 
einer Lagerung von 4°C auch nach mehr als 35 Wochen noch infektiös, während bei einer 
Lagerung in Puffer bei -20°C nach 15-Jahren der Virustiter lediglich um drei log-Stufen ab-
nimmt (93). Mit Staub, Decken oder auch Kleidung ist VARV über mehrere Jahre übertragbar 
(92). Zudem zeigen Pockenviren eine hohe Stabilität gegenüber pH-Werten zwischen 4,5 und 
10 und sind auf Grund ihres geringen Lipidanteils weniger sensitiv gegenüber organischen 




Dagegen sind Pockenviren als behüllte Viren vor allem im zellfreien Zustand sehr sensitiv 
gegenüber kommerziellen, chemischen Desinfektionsmitteln (92).  
 
1.5. Virusreplikation (Abb. 4) 
Der Replikationszyklus der OPV beginnt mit dem Eintritt der Viren in die Zelle und der Frei-
setzung des Virus-Core in das Zytoplasma. Im Gegensatz zu anderen DNA-Viren findet die 
Replikation im Zytoplasma statt (87). Dort bilden sich im Verlauf der Replikation die 
sogenannten Virusfabriken: ein abgegrenzter Bereich innerhalb des Zytoplasmas der 
Wirtszelle. Da der intrazelluläre Replikationsprozess für VACV am besten beschrieben ist und 
die essentiellen Schritte der Replikation bei OPV stark konserviert sind, wird im Folgenden die 
Replikation für das VACV dargestellt (Abb. 4). 
1.5.1. Zelleintritt (Abb.4 (1+2)) 
Die Infektion kann sowohl durch IMV, als auch durch EEV-Partikel initiiert werden. Dabei 
bewirken Glykosaminoglykane (GAGs) im Zusammenspiel mit anderen Zelltyp-abhängigen 
Oberflächenmolekülen die Bindung der IMVs an die Zellmembran (94). Diese initiale 
Interaktion zwischen IMV und Zelle löst eine Signalkaskade und die Ausbildung von Aktin-
Fortsätzen aus, wodurch der Viruseintritt begünstig wird (95). Die GAG-unabhängige Bindung 
wird durch die Interaktion zwischen dem viralen Protein A26 und dem extrazellulären 
Matrixglykoprotein Laminin vermittelt (94).  
Für EEV-Partikel sind bisher keine Bindungsfaktoren bekannt (96). Allerdings zeigen Studien, 
dass sie auf Grund ihrer zusätzlichen Hülle und EEV-spezifischen Membranproteinen Zellen 
effizienter infizieren können als IMVs und somit für die schnelle Ausbreitung zwischen den 
Wirtszellen verantwortlich sind (95). 
Unabhängig davon, ob es sich um IMV oder EEV handelt, werden die Viruspartikel entweder 
durch Makropinozytose oder Plasmamembranfusion in die Wirtszelle aufgenommen (96). 
Dabei weist gerade die Endozytose entscheidende Vorteile auf: (I) Zelluläre 
Transportmechanismen befördern das Viruspartikel zu einem Fusionspunkt ohne 
Zytoskelettbarrieren; (II) ein niedriger pH-Wert und Proteasen aktivieren die Fusion zwischen 
Vesikel und Virus-Partikel innerhalb der Zelle; (III) es bleiben keine Viruskomponenten auf der 




(IV) Vesikel verhindern, dass aktive virale Fusionsproteine von Antikörpern erkannt werden. 
Anschließend wird das Virus-Core über Fusion mit der Vesikelmembran oder mit der 
Zellmembran im Zytoplasma der Wirtszelle freigesetzt (96).  
1.5.2. Genexpression (Abb. 4 (3)) 
Die anschließende Genexpression erfolgt kaskadenartig in drei Schritten: 
Frühe (early) Transkription (ca. 20 min nach Infektion) 
Beginnend mit dem Eindringen des Viruspartikels in die Zelle, wird im Kapsid des Virions die 
frühe mRNA transkribiert. Die dafür benötigten Transkriptionsfaktoren sind bereits im Virus-
Core enthalten (84). Die frühe mRNA codiert Enzyme und Faktoren für die Synthese der viralen 
DNA und die Transkription der Gene in der mittleren Phase (97). In dieser Phase wird bereits 
etwa die Hälfte des viralen Genoms transkribiert (98, 99). Anschließend wird das Uncoating  
des Virus-Cores induziert. Die virale DNA wird freigesetzt, die frühe Transkription 
herabreguliert und die virale DNA-Replikation beginnt (84).  
Mittlere (intermediate) Transkription (ca. 100 min nach Infektion) 
Die mittlere Phase beginnt im Anschluss an die DNA-Replikation. Es werden Gene trans-
kribiert, die für die Genexpression in der späten Phase benötigt werden. Zusätzlich werden 
Proteine für DNA-binding/packaging gebildet (97). 
Späte (late) Transkription (ca. 120 min nach Infektion) 
Die Transkription der späten Gene erfolgt über einen Zeitraum von 48h kontinuierlich, so dass 
sich große Mengen an viralen Proteinen ansammeln können. Die Gene der späten Phase 
codieren für die frühen Transkriptionsfaktoren, welche zusammen mit dem neugebildeten 
Genom, der DNA-abhängigen RNA Polymerase und weiteren Enzymen in Tochter-Virionen 
verpackt werden (97).  
1.5.3. DNA-Replikation  
Die DNA-Replikation findet im Cytoplasma in den so genannten B-type inclusion bodies oder 
auch „Virusfabriken“ statt und beginnt nach der frühen Phase der Transkription (97). In den 
Regionen der ITRs bilden sich ein oder zwei Einzelstrangbrüche (nicks), so dass ein 3`-Ende als 




restliche Genom wird kopiert. Dabei kommt es an den Genomenden auf Grund der Hairpin-
Loops zur Ausbildung sogenannter Konkatemere, die bei anhaltender Replikation sehr groß 
und verzweigt werden können. Nach Beginn der späten Transkriptions-Phase werden die 
Konkatemere aufgelöst und einheitlich lange Genome entstehen (87, 97).   
1.5.4. Morphogenese (Abb. 4 (4-7)) 
Wie die mittlere und späte Transkription sowie die DNA-Replikation, findet der Zusammenbau 
der Viruspartikel in den Virusfabriken statt. Als erstes definieren sich halbmondförmige 
Membranstrukturen (crescent membranes) und unreife Virionen (immature virion, IV) (97). 
Die Herkunft dieser Membranen ist noch ungeklärt. Zum einen wird eine de novo-Synthese 
diskutiert, zum anderen, dass sie von bestehenden Membranen zum Beispiel aus dem endo-
plasmatischen Retikulum abgeleitet sind (83). IVs enthalten bereits virales Genom, sind aber 
nicht infektiös. Dies ändert sich nach der proteolytischen Prozessierung der Kapsidproteine 
und der Kondensation des Virus-Cores (85). Aus dem IV wird ein reifes (mature), infektiöses 
Viruspartikel (97). Die IMVs einiger OPV (auch CPXV und ECTV) bilden Mikrotubuli-abhängige 
A-type inclusion bodies (Typ A Einschlusskörperchen; ATI), die die IMVs in einer Matrix aus 
Proteinen bis zur Freisetzung schützen (97). 
IMVs können entweder über Zelllyse freigesetzt werden oder sie werden von zwei weiteren 
Membranen aus dem Endosom oder dem trans-Golgi-Apparat umhüllt (intracellular enve-
loped virion) (83). Diese dann dreifach umhüllten Partikel werden über Mikrotubuli zur 
Plasmamembran transportiert und dort mittels Exozytose durch Fusion der äußeren Membran 
mit der Zellmembran als EEVs freigesetzt. Einige der IEVs bleiben zell-assoziiert an der Zell-
oberfläche haften. Sie bilden die CEVs (84). Ebenfalls zur Bildung der EEVs kommt es durch 
direkte Ausknospung der IMVs an der Plasmamembran (97). Innerhalb eines Wirtes verbreiten 





Abbildung 4.Schematische Darstellung des Replikationszyklus am Beispiel des Vaccinia Virus.  
Nach dem Eintritt des Virus in die Zelle und dem Freisetzten des Virus-Cores in das Zytoplasma 
(1) wird das Virus-Core weiter in den zentralen Bereich der Zelle transportiert (2). Nach der 
Transkription der frühen mRNA, wird das Uncoating des Virus-Cores induziert und die virale 
DNA freigesetzt (3). Im Zytoplasma findet die DNA-Replikation in den Virusfabriken statt und 
unreife Virionen (IV) werden gebildet (4), die sich dann durch die proteolytische Prozessierung 
der Kapsidproteine und der Kondensation des Virus-Cores zu infektiösen Virionen (IMV) 
entwickeln (4). IMVs können entweder über Zelllyse freigesetzt werden oder werden von zwei 
weiteren Membranen umgeben (5) und als intracellular enveloped virion (IVE) zur Zell-
membran transportiert (6). Als cell associated enveloped virus (CEV) bleiben sie entweder zell-
assoziiert an der Zelle haften oder werden mittels Exozytose als extracellular enveloped virus  




1.6. Verbreitung der Pockenviren 
1.6.1. Von Zelle zu Zelle 
Für die Übertragung der Pockenviren von Zelle zu Zelle sind vor allem die CEVs und EEVs 
verantwortlich (83). Zudem sind sie auf Grund verschiedenster immunmodulatorischer 
Mechanismen in der Lage die wirtseigene Immunantwort zu umgehen (100). Zur Infektion 
benachbarter Zellen induzieren CEVs die Bildung von Aktinfortsätzen, um die Nachbarzelle zu 
erreichen. EEV gelangen als freie Viruspartikel in Suspension besser auch zu weiter entfernten 
Zielzellen (83).  
1.6.2. Von Wirt zu Wirt 
Verschiedene OPVs nutzen verschiedene Mechanismen, um von Wirt zu Wirt übertragen zu 
werden. Während VARV und VACV als Aerosole oder als Staub getrockneter Pockenläsionen 
respiratorisch übertragen werden, verbreitet sich ECTV oder CPXV beim akzidentellen Wirt in 
der Regel mechanisch über Hautverletzungen (71). Auf Grund ihrer hohen Beständigkeit in der 
Umwelt sind vor allem IMVs für die Übertragung zwischen zwei Wirten geeignet. Okkludiert 
in ATIs erhöht deren Polypeptidstruktur die Umweltstabilität der IMVs zusätzlich und 
unterstützt so die Übertragung (101, 102).  
Dagegen sind die Membranen der EEVs / CEVs fragil und können einfach zerstört werden. Sie 





2. DIE SPEZIES KUHPOCKENVIRUS (CPXV) 
CPXV gehört zu der am frühsten beschriebenen Spezies innerhalb des Genus OPV. Im 18. Jahr-
hundert wurde CPXV von Edward Jenner in seinen Publikationen „Inquiry“ und „Further 
observation on the Variolae Vaccinae“ beschrieben und als effektiver Impfstoff gegen VARV 
eingesetzt (68). Heute ist CPXV endemisch in Europa und Asien zu finden (103) und zeichnet 
sich durch das längste Genom (224-228 kbp) und das breite Wirtspektrum innerhalb der OPV 
aus (1, 2). Zudem lassen sich CPXV von anderen humanpathogenen OPV durch große, 
eosinophile ATIs im Zytoplasma infizierter Zellen (104) und hämorrhagische Pockenläsionen 
von 2-4mm Größe auf der Chorioallantoismembran (CAM) embryonierter Hühnereier 72h 
nach Inokulation abgrenzen (105). Dabei ist der Name „Kuhpocken“ unzutreffend bzw. 
missverständlich und eher historisch zu erklären, da im 18. Jahrhundert CPXV Infektionen vor 
allem bei Kühen und Melkerinnen beschrieben wurden (72). Im Jahre 1985 wurde zum ersten 
Mal von einer humanen CPXV Infektion berichtet, die von einer Katze übertragen wurde (106). 
Heutzutage sind vor allem Hausratten (Rattus norvegicus forma domestica), Katzen (Felis 
catus), Zootiere, aber auch Menschen von einer Infektion betroffen (1). Vor allem junge 
Menschen zeigen eine erhöhte „Empfänglichkeit“ für CPXV und OPV Infektionen allgemein. 
Dies lässt sich auf die fehlende Impfung gegen VARV und den somit mangelnden Schutz durch 
eine kreuzreaktive Immunität zurückführen (13, 15, 80). Zudem gelten Ratten als „neue“ 
Haustiere und werden vermehrt von jüngeren Menschen als „Schmusetiere“ gehalten (40).  
 
2.1. Klinische Symptome einer Kuhpockeninfektion 
2.1.1. CPXV beim Menschen  
Die humane CPXV-Infektionen ist im Normalfall eine milde, selbstlimitierende Erkrankung mit 
lokalen Läsionen vorrangig an den Händen oder im Gesicht (107). Dagegen kann es bei immun-
supprimierten Personen zu einer generalisierten Infektion kommen, die auch zum Tode führen 
kann (108). Die Inkubationszeit beträgt 8-12 Tage (5). Im Gegensatz zu VARV, das als Aerosol 
übertragen werden kann, findet eine Infektion mit CPXV vorrangig über Verletzungen in der 
Haut statt (107). An der Inokulationsstelle bilden sich entzündete Maculae, die sich dann in-
nerhalb von sieben bis zwölf Tage weiter zu Papeln und anschließend zu hämorrhagischen bis 




Krusten, die unter Narbenbildung abfallen. Betroffene Personen klagen über Allgemein-
symptom wie Fieber, Abgeschlagenheit, Übelkeit, Kopf- und Muskelschmerzen, welche aber 
mit Bildung der Krusten auf den Läsionen verschwinden. Die klinische Erkrankung dauert in 
der Regel 6-8 Wochen (5, 107). 
2.1.2. CPXV bei Haustieren  
Die klinische Manifestation einer CPXV-Infektion bei Tieren läuft je nach Spezies und Virus-
Stamm sehr unterschiedlich. Infektionen von Kühen wurden bis etwa Mitte der 70er Jahre 
beobachtet und zeigten sich vor allem durch typische Pockenläsionen an Euterhaut und Maul 
(109). In den letzten zwei Jahrzehnten wurde nur von einem Fall von CPXV bei Rindern 
berichtet (110). In Großbritannien wurde serologisch gezeigt, dass CPXV-Infektionen bei 
Rindern nicht enzootisch vorkommen (111).  
Häufiger zu sehen sind CPXV Infektionen heutzutage vor allem bei Katzen (3, 4, 112) und 
Ratten, die als Haustiere gehalten werden (5-7). Bei den Katzen sind vor allem Freigänger und 
Mäusefänger betroffen (113), da Nagetiere als natürlicher Reservoirwirt von CPXV gelten (20, 
28). Meist tritt an Vorderpfoten, Kopf oder Hals eine Primärläsion nach Infektion über Haut-
wunden auf. Ein bis zwei Wochen später entwickeln sich multiple Sekundärläsionen, zuerst als 
kleine erythematöse Maculae später als zirkuläre, ulzerierende Papeln. Diese verkrusten und 
fallen nach zwei bis drei Wochen ab. Selten stellen sich Fieber, Inappetenz, oft vergesell-
schaftet mit Bläschenbildung auf der Zunge, und Konjunktivitis ein (113). Vergleichbar zu 
Menschen mit Immunsuppression kann eine CPXV-Infektion bei Katzen, die mit dem felinen 
Immundefizienz-Virus (FIV) infiziert sind, tödlich verlaufen (114). Katzen gelten als häufigste 
Infektionsquelle für humane CPXV Infektionen (114).  
Auch als Haustiere gehaltene Ratten können das Virus auf den Menschen übertragen. Ende 
2008 und Anfang des Jahres 2009 kam es in Deutschland, den Niederlanden und 
Nordfrankreich zu „Spill-over“-Infektionen mit CPXV ausgehend von Heimtierratten (5, 26, 
115). Bei allen Fällen konnte der identische CPXV-Stamm nachgewiesen werden (115). Die 
Ratten zeigten krustig bis ulzerierende Hautläsionen vor allem an den Gliedmaßen, dem 
Schwanz und dem Kopf. Zudem litt ein Teil der Tiere unter respiratorischen Symptomen und 
Konjunktivitiden (26). Die Infektion verlief bei vielen der betroffenen Ratten tödlich (5, 26). 
Experimentelle Studien zeigten, dass der klinische Verlauf in Ratten stark vom verwendeten 





Abbildung 5 Pockenläsionen bei Wistar-Ratten im Tierversuch. Ausbildung von typischen 
Pockenläsionen an Kinn und Pfote (schwarzer Pfeil) 9 Tage (Kinn) und 7 Tage (Pfote) nach 
experimenteller Infektion mit CPXV FM2292 (28) 
2.1.3. CPXV bei Wild- und Zootieren 
CPXV-Infektionen können nicht nur bei Haustieren, sondern auch bei Zootieren beobachtet 
werden. Bei diesen akzidentiellen Wirten treten CPXV-Infektionen als schwerwiegende, meist 
letale Erkrankungen auf. Gerade Elefanten gelten als besonders empfänglich und zeigen meist 
einen letalen Verlauf, so dass die meisten Zooelefanten in Europa heute mit dem modifizierten 
VACV Stamm Ankara (MVA) vakziniert werden (8, 116). Aber auch Groß- und Kleinkatzen sind 
mitunter letal betroffen (117). Neuweltkameliden, wie Alpakas (9) und Neuwelt-Affen, wie 
Lisztaffen (Saguinus oedipus) (10) sind ebenfalls empfänglich für CPXV. In insgesamt vier 
Alpakaherden in Ostdeutschland, die mit dem Virus infiziert waren, und dem Tierpark Bad 
Liebenstein in Thüringen, der Verluste in seiner Lisztaffen-Gruppe auf Grund von CPXV zu 
verzeichnen hatte, wurde der Eintrag über wilde Nagetiere diskutiert. In zwei der vier 
Alpakaherden konnten CPXV-Antikörper mittels Immunfluoreszenztest (IFT) in fünf 
Brandmäusen (Apodemus agrarius; Herde I) und drei Rötelmäusen (Herde II) nachgewiesen 




einer Sequenzähnlichkeit von mehr als 99% zu CPXV in den Alpakas isoliert (27). Alle 
getesteten Nagetiere in Bad Liebenstein waren qPCR negativ für CPXV (10).  
 
2.2. Diagnostischer Nachweis 
Bei der OPV-Diagnostik ist zwischen den direkten und den indirekten Nachweismethoden zu 
unterscheiden. Während bei direkten Methoden der Erreger zum Beispiel auf Grund vor-
handener DNA oder spezifischer Antigene nachgewiesen wird, nutzen indirekte Methoden 
den Nachweis von spezifischen Antikörpern.  
Die real-time Polymerasekettenreaktion (qPCR) stellt dabei die im Labor am häufigsten ein-
gesetzte Methode dar, da sie OPV-DNA schnell, sensitiv und spezifisch identifiziert (118). Je 
nach verwendeten Primern und Sonden ist auch eine Speziesdifferenzierende Diagnostik 
innerhalb der OPV möglich. Während das von Scaramozzino et al. 2007 publizierte qPCR 
Protokoll nur die Aussage zulässt, ob es sich um OPV handelt und keine weitere 
Differenzierung zulässt (119), kombinierten zum Beispiel Maksyutov et al. 2015 einen Genus-
spezifischen Nachweis mit einer Spezies-spezifischen Amplifikation. Dabei basiert der 
Nachweis für OPV auf dem konservierten, offenen Leserahmen (open reading frame, ORF) F4L, 
während ein zweites Primerpaar an den ORF D8L, spezifisch für CPXV, bindet (120). Außerdem 
erlaubt das Verfahren der qPCR eine quantitative Aussage über den Gehalt an viraler 
Nukleinsäure im Ausgangsmaterial. 
Eine weitere Nachweismöglichkeit ist die Virusisolation in Zellkultur, eine sensitive Methode, 
wenn auch langsamer als die PCR. Die Anzucht kann auf verschiedenen etablierten Zelllinien 
wie Vero- oder HeLa-Zellen erfolgen. Einen nachweisbaren zytopathischen Effekt (CPE) findet 
man in der Regal nach 24-48h (118). Eine weitere Charakterisierung kann mittels Elektronen-
mikroskopie, vor allem mit Blick auf ATIs als spezifisch für humanpathogene OPV (1, 104, 116), 
erfolgen. Gerade während der Eradikation der Menschenpocken wurde die Elektronen-
mikroskopie ab den 1950er Jahren als Standardmethode eingesetzt. Auf Grund ihrer Größe 
und ihrer Form sind Pockenviren gut zu identifizieren. Zwar können sie 
elektronenmikroskopisch nicht auf Genus-Level unterschieden werden, doch die Abgrenzung 




Bereits 1937 wurden embryonierte Hühnereier zur Pockendiagnostik eingesetzt (118). Dabei 
wurde die CAM mit Material aus Pockenläsionen beimpft. Nach zwei bis vier Tagen erlaubten 
die entstandenen Pockenläsionen eine Differenzierung zwischen VARV und anderen 
zoonotischen OPV. Während VARV kleine, weiße, opaque Läsionen auf der CAM ausbilden, 
entwickeln sich bei Inokulation mit CPXV große, hämorrhagische Läsionen (121). Das High 
throughput sequencing (HTS) zur Bestimmung des Genoms (25, 122, 123) ist die spezifischste 
Methode, um bis auf den Spezieslevel zu einer Diagnose zu gelangen, gelingt aber am besten 
mit hoch positivem Material.  
Als indirekte Methoden zur OPV Diagnostik kommen zum Beispiel Immunfluoreszenztest, 
Plaque-Reduktions-Assay und Enzyme-linked Immunosorbent Assay (ELISA) in Frage. Diese 
werden vor allem für retrospektive Studien und in Kombination auch bei Screening-Unter-





3. WIRTSSPEKTRUM UND GENETISCHE VARIABILITÄT 
3.1. Definition: Was ist ein Wirt?  
3.1.1. Akzidenteller Wirt 
Als akzidentellen Wirt beschreibt Ashford, 2003, einen Wirt, der mit einem Pathogen infiziert 
werden kann, aber nicht zum Erhalt des Pathogens innerhalb einer Population beiträgt (124). 
Solche Zufallswirte stellen -in Bezug auf CPXV-Infektionen- zum Beispiel Katzen und Ratten, 
aber auch der Mensch, da. Sie erkranken an der Infektion, sind aber nur in einem sehr 
begrenzten Rahmen an der Verbreitung des Virus beteiligt. Zudem kann sich das Virus nicht 
eigenständig in der Population halten (124). Ein Versuch mit Katzen zeigte, dass eine 
Übertragung von Tier zu Tier im experimentellen Setting nicht möglich war. Dabei wurden 
Katzen mit einem aus einer Katze gewonnenen Isolat inokuliert. 24 Stunden später wurden 
serologisch negative Tiere dazu gesetzt und für 21 Tage serologisch auf Antikörper untersucht. 
Während die inokulierten Tiere milde klinische Symptome zeigten und serokonvertierten, 
zeigten die Sentineltiere weder Krankheitssymptome noch konnten Antikörper nachgewiesen 
werden (125). 
3.1.2. Reservoir Wirt 
Das Oxford English Dictionary (OED) definiert einen Reservoirwirt als „a population, which is 
chronically infested with the causative agent of a disease and can infect other populations” 
(„Eine Population, welche chronisch mit einem Krankheitserreger einer Krankheit befallen ist 
und andere Populationen infizieren kann“) (126).  
Haydon et al. ergänzt diese Definition, indem sie nicht nur von einer Population, sondern von 
mehreren, epidemiologisch verbundenen Populationen oder Umgebungen spricht, die ein 
Pathogen permanent erhalten können. Dabei legt er sich nicht fest, ob es sich innerhalb einer 
Population um nur eine Spezies handelt, da auch Vektoren als Zielpopulation in Betracht ge-
zogen werden müssen. Die absolute Größe eines Reservoirs ist somit nicht genauer definiert  
(127).  
Gerade die Einbindung der Umgebung in die Definition eines Reservoirs ist für CPXV und 
Pocken allgemein interessant, da sie in Form von IMVs und gebunden in ATIs eine hohe 





3.2. Rötelmaus und Feldmaus als Reservoirwirte 
Wildlebende Nagetiere, insbesondere Wühlmäuse, gelten als das natürliche Reservoir von 
CPXV. Während bereits Ende der 80iger Jahre in Osteuropa Antikörper in Zieseln und Gerbilen 
mit sehr geringer Prävalenz nachgewiesen werden konnten (18, 19), wurden in Westeuropa 
die höchsten Antikörper-Prävalenzen bei Rötelmäusen (Myodes glareolus), Erdmäusen 
(Microtus agrestis) und Waldmäusen (Apodemus sylvaticus) ermittelt (22). Die Virusisolation 
war jedoch bis vor kurzen nicht erfolgreich und nur selten konnte DNA in Feld- und Rötel-
mäusen nachgewiesen werden (23, 24).  
1997 publizierte Bennett et al. Versuche mit Rötelmäusen, Erdmäusen und Waldmäusen (20). 
Das dabei verwendete CPXV Isolat L97 wurde aus Proben einer Katze isoliert und bereits in 
Katzen charakterisiert (125, 128). Die Mäuse wurden intradermal in ein Bein inokuliert und 
entwickelten in Folge dessen eine lokale Schwellung, die sich innerhalb von 14 Tagen zurück-
bildete. Bennett et al. zeigten, dass Rötelmäuse zwar serokonvertierten, aber kein Virus 
isoliert werden konnte, mit Ausnahme von zwei Tieren (einmal in der Nasenscheidewand, 
einmal in der Leber), die mit sehr hoher Dosis inokuliert worden waren. Dasselbe Ergebnis 
zeigte sich bei Erdmäusen und Waldmäusen. Infektionsversuche mit ECTV in Rötelmäusen 
zeigten weder eine Serokonversion noch klinische Symptomatik bei den inokulierten Tieren 
(20). Bennett et al. konnten damit zeigen, dass Rötelmäuse zwar empfänglich für CPXV-
Infektionen sind und somit als Reservoirwirt in Frage kommen könnten, allerdings konnten sie 
keine Aussage bezüglich der Übertragung des Virus treffen (20). 
Weitere Studien die Prävalenz von CPXV in Rötelmäusen und Waldmäusen betreffend wurden 
von 1995-1998 in England durchgeführt (103, 129). Über mehrere Jahre wurden Fänge 
durchgeführt und Serumproben mittels IFT ausgewertet. Die meisten Rötel- und Waldmäuse 
wurden jeweils im Spätsommer und Frühherbst gefangen. In diesen Monaten war auch die 
Seroprävalenz innerhalb der Population am höchsten (103, 129). Passend dazu wurden in 
diesen Monaten auch am häufigsten Fälle von CPXV-Infektionen bei Menschen und Katzen 
gemeldet (129). Es wurde geschlussfolgert, dass Rötelmäuse ein bedeutenderes CPXV-
Reservoir in Großbritannien darstellen als Waldmäuse (129). Ferner konnten experimentelle 
Infektionen mit Waldmäusen zeigen, dass diese weniger empfänglich für eine CPXV-Infektion 




Interessanterweise wurde bei Hazel et al. 2000 ein höherer Prozentsatz an Serokonversionen 
männlicher Tieren ermittelt, so dass die Autoren davon ausgehen, dass männliche Rötelmäuse 
wichtiger in ihrer Funktion als CPXV-Reservoir sein könnten als weibliche Tiere (129). Dem 
widersprechen „Space-Time Interaction“ Studien, welche von Carslake et al. 2006 
durchgeführt wurden und zeigen, dass weibliche Rötelmäuse mit höherer Wahrscheinlichkeit 
für die Übertragung von CPXV in der Rötelmaus-Population verantwortlich sind (130). Bei 
Waldmäusen dagegen scheinen männliche Tiere CPXV häufiger zu übertragen (130). Dieser 
Unterschied zwischen den beiden Spezies scheint auch dafür verantwortlich zu sein, dass eine 
Übertragung zwischen Rötel- und Waldmäusen als sehr unwahrscheinlich eingeschätzt wird 
(130).  
Auf Populationsebene zeigten Untersuchungen über mehrere Jahre bei Erdmäusen den 
Zusammenhang zwischen Infektionsrate und Wirtsdichte (131). Die Daten zeigen eine 
Saisonalität für den Transmissionskoeffizienten und das Verhältnis von Wirtskontaktrate und 
Wirtsdichte. Diese Saisonalität wird spekuliert ergibt sich z. B. aus einem veränderten Sozial-
verhalten (131).  
2015 wurde von Hoffmann et al. eine Studie zur Empfänglichkeit von Feldmäusen (Microtus 
arvalis) durchgeführt, bei der neben CPXV RatPox09 auch ein aus der Feldmaus gewonnenes 
CPXV-Isolat („FM2292“) in Feldmaus und Wistar Ratte als Modell-Tier charakterisiert wurde. 
Diese Studie konnte zeigen, dass CPXV mittels Tröpfcheninfektion innerhalb einer Population, 
unabhängig ob Reservoir oder akzidenteller Wirt, übertragen werden kann. Sowohl bei 
inokulierten Feldmäusen als auch bei den Ratten konnte die Ausscheidung von infektiösem 
Virus gezeigt werden. Dabei zeigte das Reservoir „Feldmaus“ mit Ausnahme eines Tieres einen 
subklinischen Infektionsverlauf, während der akzidentelle Wirt „Ratte“ prominente 
Symptome und Pockenläsionen zeigte. Dies demonstriert, dass verschiedene CPXV-Isolate ein 
variables Virulenzpotential besitzen und die Virulenz einzelner Isolate zudem auch 
wirtsabhängig ist (28).  
Eine ähnliche Studie mit Rötelmäusen war bis zum jetzigen Zeitpunkt nicht möglich, da kein 






3.3. CPXV als polyphyletische Spezies 
Bei CPXV handelt es sich um eine polyphyletische Spezies (25). Während sich bei einer mono-
phyletischen Spezies der Ursprung auf einen gemeinsamen Vorfahren zurückführen lässt, ist 
dies bei einer polyphyletischen Spezies nicht möglich (132). 
Bereits im Jahr 2011 gab es phylogenetische Studien, die darauf hinwiesen, dass es sich bei 
CPXV vermutlich um eine polyphyletische Spezies handelt. Die von Carroll et al. verwendeten 
12 CPXV-Isolate ließen sich dabei in zwei Kladen einteilen: „Cowpox-like“ und „Vaccinia-like“ 
(105). 2013 wurde eine neue dritte Klade als „VARV-like“ definiert. Diese setzt sich vorrangig 
aus CPXV-Isolaten zusammen, die aus Ratten isoliert werden konnten, unter anderem das in 
Ratten hochpathogene Isolat „RatPox09“. Ebenso lassen sich dort Isolate einordnen, die aus 
Menschen gewonnen werden konnten, die sich an Ratten infiziert hatten (122).  
Dazu sortierten sich 2017 weitere 20 Isolate, die von Franke et al. berichtet worden sind. Es 
konnten vier verschiedene CPXV-Kladen identifiziert werden, welche als CPXV-like 1, CPXV-
like 2, VARV-like und VACV-like definiert wurden. Die größte Klade machte dabei CPXV-like 1 
aus, in welcher vorrangig Isolate aus akzidentellen Wirten versammelt sind, während sich in 
der Klade CPXV-like 2 auch zwei Isolate aus der Reservoirspezies Feldmaus finden lassen, unter 
anderem CPXV FM2292. Ebenfalls in diese Klade ordnet sich der CPXV-Laborstamm Brighton 
Red (BR) ein (Abb. 6) (25).  
Interessanterweise konnten drei CPXV-Isolate in keine der CPXV-spezifischen Kladen ein-ge-
ordnet werden. Sie werden als single branch im phylogenetischen Baum geführt (Abb. 6). Bei 
einem dieser Isolate handelt es sich um das 2010 aus einem Lisztaffen gewonnene CPXV Isolat 





Abbildung 6. Phylogenie der Orthopockenviren (OPV) modifiziert nach Franke et al. 2017 (25). 
Der Phylogenetische Baum der OPV stellt die Spezies Ectromelia virus (ECTV), Affenpocken-
virus engl. Monkeypox virus (MPXV), Variola Virus (VARV) und Kamelpockenvirus engl. 
Camelpox virus (CMPV) als monophyletische Gruppen dar, während die Spezies Kuh-
pockenvirus Cowpox virus polyphyletisch in vier Kladen (CPXV-like 1, CPXV-like 2, VAC-like und 
VARV-like) aufgeteilt wird. Der rote Pfeil markiert die Position des CPXV-Isolates Ger2010MKY 





















Obwohl bereits Studien zum CPXV Reservoir durchgeführt worden sind, ist speziell die Rolle 
der Rötelmaus als Reservoirtier weiterhin ungeklärt.  
(a) Rolle der Rötelmaus als Reservoirwirt 
Im Rahmen eines großen Reservoir-Screenings im Verbundprojekt „Population dynamics 
of rodent hosts of zoonotic disease: interaction of climate, landuse and biodiversity“ sollte 
Organmaterial (Nasenscheidewand) gefangener Reservoirwirte, vorrangig Rötelmäuse, 
auf OPV-DNA untersucht und bei DNA-positiven Proben eine Virusisolation unternommen 
werden. Reservoirwirt-originäre CPXV-Isolate sollten im Folgenden die Möglichkeit er-
öffnen, vergleichende in vitro-Studien auf Rötelmaus- und Feldmaus-Zelllinien (133) und 
der CAM durchzuführen.  
 
(b) Reservoir Spezies-spezifische phylogenetische Abstammung innerhalb der CPXV  
Anschließend sollten neue Reservoirwirt-originäre CPXV-Isolate in vivo charakterisiert 
werden. Experimentelle Infektionen mit Rötel- und Feldmäusen als Vertreter des Virus-
reservoirs sollten vergleichend zum Infektionsmodell Ratte hinsichtlich Symptomatik, 
Virusausscheidung und Serologie analysiert werden.  
Die Ergebnisse von Infektionsstudien mit Rötelmäusen, die mit CPXV-Isolaten aus der 
Feldmaus inokuliert wurden -und auch von akzidentellen Wirten- sollten dann 
vergleichend ausgewertet werden. Die Hypothese einer „spezies-spezifischen“ 
polyphyletischen Gruppierung von CPXV-Kladen wurde schließlich mittels der 
Infektionsstudien evaluiert. 
 
(c) Virulenzfaktoren des CPXV im Rattenmodell 
Abschließend sollte sich diese Arbeit der Frage nach Virulenzfaktoren und deren Auswir-
kungen auf das Modelltier Ratte widmen. Dazu wurden der CPXV-Laborstamm Brighton 
Red (BR) und das in Ratten hochpathogene CPXV-Isolat RatPox09 phylogenetisch ver-
glichen und Gene in RatPox09 identifiziert, die im Genom von BR fehlen. Mittels dieser 
Gene wurden BR-Mutanten im Sinne des „gain of function“ Prinzips erzeugt, die in vitro 













IV. PUBLIKATION I 
 
 
Molecular Detection and Characterization of the First Cowpox Virus Isolate 
Derived from a Bank Vole 
 
 
Kathrin Jeske 1,2, Saskia Weber 2, Florian Pfaff 2 , Christian Imholt 3 , Jens Jacob 3 , 




1 Institute of Novel and Emerging Infectious Diseases, Friedrich-Loeffer-Institut, Federal Research 
Institute for Animal Health, Südufer 10, 17493 Greifswald-Insel Riems, Germany 
2 Institute of Diagnostic Virology, Friedrich-Loeffer-Institut, Federal Research Institute for Animal 
Health, Südufer 10, 17493 Greifswald-Insel Riems, Germany 
3 Vertebrate Research, Institute for Plant Protection in Horticulture and Forests, Julius Kühn-Institute, 
Toppheideweg 88, 48161 Münster, Germany 
 
 












































IV. PUBLIKATION II 
 
 
In Vivo Characterization of a Bank Vole‐Derived Cowpox Virus Isolate in 
Natural Hosts and the Rat Model 
 
 
Saskia Weber 1, Kathrin Jeske 1,2, Rainer G. Ulrich 2, Christian Imholt 3, Jens Jacob 3, 




1 Institute of Diagnostic Virology, Friedrich‐Loeffler‐Institut, Federal Research Institute for Animal 
Health, Südufer 10, 17493 Greifswald‐Insel Riems, Germany  
2 Institute of Novel and Emerging Infectious Diseases, Friedrich‐Loeffler‐Institut, Federal Research 
Institute for Animal Health, Südufer 10, 17493 Greifswald‐Insel Riems, Germany 
3 Vertebrate Research, Institute for Plant Protection in Horticulture and Forests, Julius Kühn‐Institute, 
Toppheideweg 88, 48161 Münster, Germany 
 
 

































































IV. PUBLIKATION III 
 
 
Experimental Cowpox Virus (CPXV) Infections of Bank Voles: Exceptional 
Clinical Resistance and Variable Reservoir Competence 
 
 
Annika Franke 1, Rainer G. Ulrich 2, Saskia Weber 1, Nikolaus Osterrieder 3, Markus Keller 2, 




1 Institute of Diagnostic Virology, Friedrich-Loeffler-Institut, Federal Research Institute for Animal 
Health, 17493 Greifswald-Insel Riems, Germany 
2 Institute of Novel and Emerging Infectious Diseases, Friedrich-Loeffler-Institut, Federal Research 
Institute for Animal Health, 17493 Greifswald-Insel Riems, Germany 
3 Institute of Virology, Freie Universität Berlin, 14163 Berlin, Germany 
 
 













































IV. PUBLIKATION IV 
 
 
What a Difference a Gene Makes: 
Identification of Virulence Factors of Cowpox Virus 
 
 
Aist Tamošiūnaitė a,*, Saskia Weber b,*, Timo Schippers a,*, Annika Franke b, Zhiyong Xu a, 
Maria Jenckel b, Florian Pfaff b, Donata Hoffmann b, Maegan Newell a, B. Karsten Tischer a, 
Martin Beer b, Nikolaus Osterrieder a 
 
* geteilte Erstautorenschaft 
 
a Institut für Virologie, Freie Universitat Berlin, Berlin, Germany 
b Institute of Diagnostic Virology, Friedrich-Loeffler-Institut, Greifswald-insel Riems, Germany 
 
 





















































































5.1  ISOLIERUNG UND IN VITRO CHARAKTERISIERUNG EINES NEUEN CPXV-ISOLATES 
AUS DEM RÖTELMAUS-RESERVOIR 
Kleinnager gelten als das natürliche Reservoir für CPXV in Europa. Bereits in früheren Publika-
tionen wurde gezeigt, dass die Seroprävalenz in Rötelmäusen ebenso wie in Feld-, Erd- und 
Brandmäusen besonders hoch ist (20, 23, 24). Außerdem sind Rötelmäuse in den Gebieten, in 
denen CPXV Infektionen detektiert werden, lokal vertreten, während dies für die weiteren 
Arten nicht immer zutrifft (103). 2015 wurde das CPXV-Isolat FM2292 aus dem Reservoirwirt 
Feldmaus beschrieben und phänotypisch wie auch genotypisch charakterisiert (28). Obwohl 
bereits in den Jahren 2010-2014 ein groß angelegtes Reservoirscreening durchgeführt wurde, 
in dessen Rahmen auch die Lebern von 1594 Rötelmäusen auf OPV-DNA untersucht wurden, 
konnte damals kein Isolat aus Rötelmaus-originärem Material gewonnen werden (23), so dass 
ihre Bedeutung als Reservoirtier kritisch betrachtet werden musste. Insgesamt konnten 
jedoch drei Leberproben positiv auf OPV getestet werden, so dass sich eine Prävalenz von 
0,19% ergab. Serologisch wurden 318 Rötelmäuse untersucht, davon waren zwei Tiere positiv 
(Prävalenz 0,63%) (23). 
Als Bestandteil dieser Arbeit wurden von 2017-2018 erneut Kleinsäuger mittels spezifischer 
quantitativer PCR auf OPV-DNA untersucht (Publikation I). Dabei wurde das 
Beprobungsschema angepasst und die Nasenscheidewand (Septum nasi) getestet, da 
Versuche mit Feldmäusen gezeigt haben, dass in der Nasenschleimhaut im Tierexperiment 
deutlich häufiger Virus-DNA und infektiöses Virus nachgewiesen werden konnte als in der 
Leber (28). Insgesamt konnte von 509 individuellen Tieren die Nasenscheidewand untersucht 
werden. Bei fünf Proben wurde mittels qPCR OPV-DNA nachgewiesen. Aus der Einzelprobe 
einer Rötelmaus konnte initial ein CPXV-Isolat auf Vero76-Zellen angezogen werden, welches 
im Folgenden als CPXV GerMygEK 938/17 bezeichnet wird (Publikation I). Dieses neue CPXV-
Isolat GerMygEK 938/17, das erste aus einer Rötelmaus, wurde anschließend in vitro und in 
vivo charakterisiert. Später war es auf Basis des neuen Beprobungsschemas (Nutzung von 
Nasenscheidenwänden) möglich, weitere Isolate zu generieren (Publikation in Vorbereitung). 
Die phylogenetische Analyse des Gesamtgenoms zeigte, dass das CPXV-Isolat GerMygEK 




welches zuvor aus einem Lisztaffen eines Tierparks gewonnen wurde (10). Somit ist CPXV 
GerMygEK 938/17 phylogenetisch in die Klade „CPXV-like 3“ einzuordnen (25), welche damit 
auch als eigenständige Klade innerhalb der polyphyletischen CPXV-Spezies bestätigen werden 
kann. Ebenso lässt dies die Vermutung zu, dass Rötelmäuse als „Eintragsquelle“ bei der 
Infektion in der Lisztaffen-Haltung beteiligt waren. Da CPXV eine hohe Stabilität in der Umwelt 
besitzt, muss ein indirekter Eintrag von CPXV Ger2010MKY ebenfalls in Betracht gezogen 
werden. 23 wildlebende Nagetiere, darunter Rötelmäuse, wurden nach der Infektion 
gefangen und mittels qPCR auf OPV-DNA untersucht. Kein Tier war OPV-DNA positiv. Da sich 
aber sowohl in dieser Studie (Publikation I), als auch in früheren Analysen (23) gezeigt hat, 
dass die Prävalenz von OPV-DNA in Rötelmäusen sehr gering ist, war die Anzahl an getesteten 
Nagetieren zu niedrig, um eine valide Aussage treffen zu können. Zudem wurde mit der Leber 
zunächst ein ungünstiges Probenmaterial zur Detektion gewählt (28).  
Da die Klade „CPXV-like 3“ phylogenetisch nah zur Spezies ECTV clustert (Publikation I Abb. 2), 
wurde CPXV GerMygEK 938/17 vergleichend zu ECTV und RatPox09, einem Vertreter der 
Klade „VARV-like“, auf der CAM untersucht. Während ECTV weiße Pockenläsionen auf der 
CAM ausbildete, zeigten beide CPXV-like 3 Isolate typische hämorrhagische Pocken 
(Publikation I Abb. 3). Viren aus den Kladen CPXV-like 1 und CPXV-like 2 wurden ebenfalls auf 
der CAM untersucht. Alle bildeten hämorrhagische Pockenläsionen aus (Abb. 7; Daten nicht 
publiziert).  
Die, bis auf eine Ausnahme, bisher lediglich und ausschließlich in Labormäuse-Kolonien nach-
gewiesene OPV-Spezies ECTV umfasst ein deutlich kürzeres Genom und eine reduzierte Anzahl 
von Genen verglichen zu CPXV GerMygEK 938/17. Dabei fehlen vor allem wirtsspezifische 
Gene aus den terminalen Genom-Regionen, die weniger konserviert sind, verglichen zum 
Virus-Core. Es scheint daher wahrscheinlich, dass ECTV aus einem CPXV-ähnlichen Vorgänger-
virus entstanden ist und sich an Labormäuse adaptiert hat. Dies würde auch erklären, warum  
ECTV trotz phylogenetischer Nähe zu CPXV GerMygEK 938/17 nicht in der Lage ist Rötelmäuse 





Abbildung 7 Pockenläsionen auf der Chorioallantoismembran (CAM) nach Infektion mit ver-
schiedenen CPXV-Isolaten. Unabhängig davon, ob die verschiedenen CPXV-Isolate der Klade 
CPXV-like 1, CPXV-like 2 oder CPXV-like 3 angehören, bildeten sich hämorrhagische 
Pockenläsionen. Die Isolate CPXV Ger/2017/Vole (a) (27) und CPXV GerMiaUH 2091/18 (b) 
(Publikation in Vorbereitung) wurden beide aus Material von Feldmäusen gewonnen, ebenso, 
wie die CPXV-Isolate FM2292 (c) (28) und CPXV Ger/2007/Vole (d) (25) der Klade CPXV-like 2. 
In diese Klade ordnet sich auch Brighton Red (e) ein. CPXV Ger2010MKY (f) (10) und CPXV 






Gerade auf dieser Grundlage wäre es interessant, Gene zu identifizieren, die für die Infektion 
von Rötelmäusen wichtig sind. Dazu bietet sich die in Publikation IV vorgestellte BAC-
Technologie an, um entweder Deletionsmutanten von CPXV GerMygEK 938/17 zu bilden und 
dabei einzelne Gene, die im ECTV fehlen, zu entfernen oder aber Gene aus dem Isolat CPXV 
GerMygEK 938/17 artifiziell in das Genom von ECTV einzufügen.  
Dank Rötelmaus- und Feldmaus-spezifischer Zelllinien (133) war es möglich, CPXV GerMygEK 
938/17 vergleichend mit dem, aus der Feldmaus gewonnenen, CPXV-Isolat FM2292 und dem 
Laborstamm BR zu charakterisieren. Als Referenzzelllinie wurden Vero76-Zellen genutzt. 
Dabei zeigte sich, dass unabhängig von genutztem Isolat oder Zelllinie Virusreplikation statt -
gefunden hat. Alle Isolate zeigten auf der Referenzzelllinie Vero76 die höchsten Virus-Titer, 
während das neue Isolat CPXV GerMygEK 938/17 auf beiden Mäuse-Zelllinien etwa 10fache 
niedrigere Virustiter erreichte (Publikation I). Da es sich bei beiden Mäuse-Zelllinien um Zellen 
aus der Niere handelt und bereits in diversen Tierversuchen gezeigt wurde, dass sich Nieren-
gewebe (wie auch schon für die Leber beschrieben) nicht gut für den OPV-DNA-Nachweis 
eignet (28), muss in Frage gestellt werden, ob diese Zelllinien für die Charakterisierung von 
CPXV-Isolaten geeignet sind. Von Vorteil wären hier Zelllinien aus dem oberen Respira-
tionstrakt, in dem Replikation nachgewiesen werden kann (28). Spekulativ bleibt die Frage, ob 
mit einer solchen Zelllinie auch eine Aussage bezüglich der Virulenz neuer CPXV-Isolate 
möglich wäre.  
Um CPXV GerMygEK 938/17 mit anderen CPXV-Isolaten bekannter Virulenz und dem gene-
tisch eng verwandten CPXV Ger2010MKY außerdem vergleichend zu charakterisieren, wurde 
eine Wachstumskinetik auf Vero76-Zellen durchgeführt. Dabei wurden die Zellen mit zwei ver-
schiedenen „multiplicities of infection“ (MOIs) inokuliert. Getestet wurden die CPXV-like 3 
Isolate, RatPox09, ein virulenter CPXV-Stamm im Modelltier Wistar Ratte, und der Labor-
referenzstamm BR (Publikation III Abb. 1). Unabhängig von der eingesetzten MOI, zeigten alle 
vier getesteten Isolate eine übereinstimmende Replikationskinetik, so dass keine Aussage 
bezüg lich der Virulenz des neuen Isolates CPXV GerMygEK 938/17 getroffen werden konnte. 
Dies deckt sich mit den Ergebnissen der Wachstumskinetiken aus Publikation IV  sowie den 
Daten von Hoffmann et al. (28). Somit muss geschlussfolgert werden, dass Tierversuche nach 





Mit der erstmaligen Isolierung eines CPXV aus Rötelmausgewebe ist zudem der direkte 
Nachweis erbracht, dass Rötelmäuse an der Virusökologie von CPXV beteiligt sind.  
 
5.2 IN VIVO CHARAKTERISIERUNG VON CPXV-ISOLATEN IN RESERVOIRTIEREN 
Wie bereits im Literaturteil (siehe Kapitel 3.1 S.21) ausgeführt, existiert hinsichtlich des 
Reservoirwirts keine einheitliche Definition. Während das OED ein Reservoir als eine 
Population beschreibt (126), werden bei Haydon et al. sowohl mehrere Populationen, 
unabhängig davon ob es sich dabei um dieselbe Spezies handelt, als auch die Umgebung mit 
einbezogen (127). Zusätzlich wird ein Reservoir auch als eine Spezies mit subklinischem 
Krankheitsverlauf beschrieben (134). Einheitlich gilt, dass das Reservoir den Erreger 
übertragen kann, unerheblich ob direkt oder indirekt (127).  
Auf Grund dieser verschiedenen Definitionen war es bisher fraglich, ob die Rötelmaus (RM) 
als Reservoir für CPXV angesehen werden kann. Zwar weist die Seroprävalenz innerhalb 
verschiedener Rötelmaus Populationen darauf hin (20, 23), dass Infektionen stattfinden, doch 
auch in akzidentellen Wirten, wie der Katze, kann eine Serokonversion festgestellt werden 
(124). Bisher gelang es nicht infektiöses Virus aus der Rötelmaus zu isolieren. Zudem fanden 
nur sehr wenige CPXV-Versuche in Rötelmäusen statt (20). 
Für die Feldmaus (FM) als Reservoirwirt ergab sich durch die Isolation von CPXV FM2292 die 
besondere Situation, dass erstmalig die Kombination aus Reservoirspezies und passendem 
Virus vorhanden war. Dieses FM-Reservoir-CPXV-Paar konnte vergleichend mit einem akzi-
dentellen Wirt-CPXV-Paar, bestehend aus Wistar Ratte und RatPox09, untersucht werden 
(28).  
Vergleichend hierzu und zu umfangreichen Untersuchungen mit nicht passenden Virus-
isolaten in Rötelmäusen (Publikation III), wurden nun experimentelle Inokulationen mit Rötel-
mäusen durchgeführt. Dazu konnte CPXV GerMygEK 938/17 als kongruentes RM-Reservoir-
CPXV-Paar charakterisiert und vergleichende Studien in Rötel- und Feldmäusen und dem 
Modelltier Wistar Ratte durchgeführt werden (Publikation II). Dabei wurden sechs Rötelmäuse 
und sechs Feldmäuse mit einer Infektionsdosis von 105,5 TCID50 (Tissue Culture Infection Dose 
50%) mit CPXV GerMygEK 938/17 oder CPXV Ger2010MKY intranasal inokuliert. Um die Viru-




wurden zudem zehn Wistar Ratten wie oben beschrieben mit CPXV GerMygEK 938/17 
inokuliert. Ein Infektionsversuch mit CPXV Ger2010MKY in Wistar Ratten wurde innerhalb 
dieser Arbeit nicht durchgeführt, da dazu bereits Studien existieren und Wiederholungs-
versuche zu vermeiden sind (10).  
Unabhängig von der Tierart führte die Inokulation mit CPXV GerMygEK 938/17 zu keinen 
klinischen Symptomen. Anders verhielt es sich mit Rötelmäusen, die mit CPXV Ger2010MKY 
infiziert wurden. Zwei Tiere zeigten einen deutlichen Gewichtsverlust von mehr als 25%, so 
dass sie 12 Tage nach Inokulation (days post infection; dpi) euthanasiert werden mussten. Ein 
Gewichtsverlust von mehr als 25% war als Abbruchkriterium festgelegt worden. Somit konnte 
für Rötelmäuse -inokuliert mit CPXV Ger2010MKY- eine Mortalität von 33% verzeichnet 
werden. Weitere klinische Symptome konnten nicht festgestellt werden.  
In allen Rötelmäusen und in vier von zehn Wistar Ratten, inokuliert mit CPXV GerMygEK 
938/17, konnte im Zeitraum von 2-14 dpi Virus-DNA in buccalen Tupfern detektiert werden. 
Allerdings war der Nachweis von infektiösem Virus mittels Virustitration nur in den Proben 
dreier Rötelmäuse möglich. Da die von uns durchgeführte Virustitration ein Detektionslimit 
von 101,625 TCID50ml-1 aufweist (135, 136), kann infektiöses Virus in geringeren Lasten nicht 
ausgeschlossen werden. Im Zusammenhang mit der sehr sensitiven qPCR (118), den daraus 
resultierenden hohen cq-Werten (quantification Cycle) und der somit geringen Konzentration 
an OPV-DNA in den Tupferproben, kann dies erklären, warum nicht für alle Tupfer der 
Rötelmäuse und für keinen Rattentupfer infektiöses Virus nachgewiesen werden konnte.  
Bei vier mit CPXV Ger2010MKY inokulierten Rötelmäusen wurde die Ausscheidung von 
infektiösem Virus nachgewiesen. Interessanterweise konnte für die beiden Rötelmäuse, die 
aus dem Versuch genommen wurden, in den Tupfern Virus-DNA, jedoch kein infektiöses Virus, 
ermittelt werden. Dies kann allerdings auch auf das geringere Detektionslimit der 
Virustitration zurückzuführen sein. Die Tupferproben aller mit CPXV GerMygEK 938/17 und 
CPXV Ger2010MKY infizierten Feldmäuse waren Virus-DNA negativ.  
CPXV-spezifische Antikörper konnten hingegen mittels Immunfluoreszenztest (IFT) bei allen 
Rötelmäusen und Wistar Ratten inokuliert mit CPXV GerMygEK 938/17 festgestellt werden. 
Dabei wurden Titer von 1:640 (Rötelmäuse) bis zu 1:1280 (Wistar Ratten) detektiert. CPXV 




Im Kontrast dazu, waren jedoch alle Serumproben der Feldmäuse, unabhängig vom CPXV-
Isolat, Antikörper negativ. 
Leider konnte nicht von allen Rötelmäusen eine Serumprobe gewonnen werden, so dass 
alternativ und vergleichend eine Peritoneallavage individueller Rötelmäuse durchgeführt 
wurde und die Proben dann mittels IFT auf Antikörper untersucht wurden. Dabei zeigte sich, 
dass die Sensitivität des Antikörpernachweises in der Lavage deutlich schlechter war, als in 
Serumproben. Von insgesamt elf Peritoneallavage-Proben zeigten sich nur sechs reaktiv bei 
einer Verdünnung von 1:20 und zwei wurden bis zu einer Verdünnung von 1:40 (beides Rötel-
mäuse inokuliert mit CPXV Ger2010MKY) als positiv gewertet. Daraus lässt sich ableiten, dass 
möglichst Serumproben zur Ermittlung von CPXV-Antikörperreaktionen genutzt werden 
sollten. Peritoneallavage-Proben können zwar alternativ, wenn kein Serum zur Verfügung 
steht, getestet werden. Es ist jedoch unbedingt die stark herabgesetzte Sensitivität des 
Antikörpernachweises in dieser Probenmatrix zu beachten.  
Bei dem hier beschriebenen Tierversuch war es erstmalig möglich, die Ausscheidung von CPXV 
im Rötelmausmodell nachzuweisen. Zudem zeigten zwei mit CPXV Ger2010MKY infizierte 
Tiere Gewichtsverluste von mehr als 25%. Diesen deutlichen Unterschied in der klinischen 
Ausprägung zwischen den beiden genetisch zu 99,2% identischen CPXV-Isolaten gilt es in 
weiterführenden Studien näher zu betrachten. In Genen wie gvCCL, gCrmB, gCPXV0022 und 
gCPXV194 konnte eine genetische Variabilität gezeigt werden (Publikation II Abb. 2), auf die 
die Unterschiede zurückzuführen sein könnten. Zudem muss bei der Interpretation von 
klinischen Symptomen bei Rötel-, ebenso wie bei Feldmäusen, bedacht werden, dass es sich 
um Wildtiere handelt, die in ihrem natürlichen Habitat darauf angewiesen sind, Zeichen von 
Schwäche oder Krankheit zu maskieren.  
Im Vergleich dazu zeigten mit CPXV GerMygEK 938/17 oder CPXV Ger2010MKY inokulierte 
Feldmäuse weder Virus-Ausscheidung noch Serokonversion. Dies steht in deutlichem Kontrast 
zu Infektionsversuchen mit Isolaten aus der Feldmaus (CPXV FM2292) und der Ratte 
(RatPox09) (28). Dieser Punkt muss dringend weiterführend betrachtet werden. Eine mögliche 
Erklärung für die Unterschiede der beiden CPXV-Isolate aus den Kladen CPXV-like 2 und CPXV-
like 3 ist das Fehlen des Gens gCPXV0030 in Klade CPXV-like 3. In Publikation IV konnte für 




In einer vorangegangenen Studie (Publikation III), in welcher Rötelmäuse experimentell mit 
verschiedenen Virus-Isolaten (aus der Feldmaus und aus akzidentellen Wirten) der Kladen 
CPXV-like 1 und CPXV-like 2 auf verschiedenen Applikationswegen inokuliert wurden, konnten 
zwar zum Teil Serokonversionen nachgewiesen werden, aber nie Virus-Ausscheidung durch 
die Rötelmäuse. Die Versuchsreihe untersuchte Parameter, die einen Einfluss auf die Virus-
Wirt-Interaktion haben könnten, unter anderem: die genetische Linie, das Alter der Tiere und 
das Geschlecht (Publikation III Tabelle 2). Es zeigte sich, unabhängig von den oben 
beschriebenen Parametern, immer ein subklinischer Krankheitsverlauf ohne Virus-
Ausscheidung. In Abhängigkeit von der Applikationsroute ließ sich ein geringer Unterschied 
bezüglich der Serokonversionsrate detektieren. So zeigten deutlich mehr Rötelmäuse, die 
intranasal infiziert worden sind eine Serokonversion verglichen zu Tieren, die mittels 
„Footpad“-Methode oder subkutan infiziert wurden. 
In zwei Kontaktieren, die 24h nach der experimentellen CPXV FM2292 Inokulation zugesetzt 
worden sind, konnten CPXV-spezifische Antikörper nachgewiesen werden. Da die Rötelmäuse 
alle aus der hauseigenen Zucht am Friedrich-Loeffler-Institut stammten und diese regelmäßig 
auf CPXV Antikörper überprüft wird, ist nicht davon auszugehen, dass die beiden Tiere bereits 
vor Versuchsbeginn mit CPXV in Kontakt gekommen sein können. Es kann also von einer Virus-
Ausscheidung durch inokulierte Tiere ausgegangen werden. Die negativ getesteten Nasen-
tupfer könnten ein Indiz dafür sein, dass die Ausscheidung nicht zwangsläufig über Nasen-
sekret erfolgen muss, obwohl dies für Feldmäuse (28) und auch für die RM-Reservoir-Virus-
Paare (Publikation II) gezeigt wurde. Innerhalb dieser Studie wurden allerdings weder Kot 
noch Urin untersucht. Peres et al. konnte zeigen, dass bei natürlichen Infektionen mit VACV 
bei wilden Nagern Kot und Urin eine Rolle spielen (137). Dabei wurde allerdings VACV-DNA 
nachgewiesen und kein infektiöses Virus. Auf Grund der hohen Sensitivität der genutzten 
nested PCR, konnte eine geringe DNA-Konzentration nachgewiesen werden, welche als 
niedrige Viruslast in den Proben interpretiert werden kann. So ist fraglich, ob eine Ansteckung 
über Kot oder Urin erfolgen kann (137). 
Alternativ zu den Ausscheidungen könnte das Virus theoretisch auch über kontaminiertes Heu 
oder Einstreu in den Käfig gelangt sein. Eine weitere Eintragsquelle, die sich nicht ausschließen 
lässt, wäre die Infektion mittels „Footpad“-Methode selbst. Dabei könnte infektiöses Virus als 




Umwelt aufweisen, könnte sich ein Kontaktier mit CPXV infiziert haben, das durch das 
infizierte Tier in den Käfig eingeschleppt wurde. Um diese Eintragsquelle auszuschließen, 
sollte der Käfig vor Einsetzen der Kontaktiere gereinigt werden.  
Die beiden im Rahmen dieser Arbeit durchgeführten Tierversuche stützen erstmal 
experimentell die Hypothese, dass es innerhalb der CPXV-Klassifikation Reservoir-Spezies-
spezifische phylogenetische Kladen gibt. Die CPXV-Isolate aus den unterschiedlichen Kladen 
zeigten deutliche Unterschiede in ihrer Virulenz im Reservoirwirt und dem Wistar Ratten-
Modell (Publikation II Tabelle 4). Innerhalb der Taxonomie des Genus Orthopoxvirus könnte 
diese Beobachtung einfach integriert werden, indem die Nomenklatur angepasst wird. Sollte 
sich die linnäische binominale Nomenklatur auch für Viren (derzeit diskutiert durch die ICTV) 
durchsetzen, wäre ein mögliches Beispiel die CPXV-like 3 Klade als Orthopoxvirus myodetis zu 
benennen. Um den Infektionsweg innerhalb einer Rötelmaus-Population und somit auch ihr 
Transmissionspotenzial für akzidentelle Wirte genauer zu charakterisieren, sollten 
Infektionsversuche mit Kontakttieren derselben Spezies und zum Beispiel der Ratte als Modell 
für einen akzidentellen Wirt durchgeführt werden. Ebenso muss den phylogenetischen 
Unterschieden der beiden Rötelmaus-Kladen weiter auf den Grund gegangen werden. 
Zusätzliche Untersuchungen von Kleinsäugern sowie die phylogenetische Analyse von 
weiteren CPXV-Isolaten könnten helfen, die Einordnung der Genome detaillierter zu erstellen 
und zu bewerten.  
Im Rahmen dieser Arbeit war es zudem möglich, noch weitere CPXV-Isolate aus der Rötelmaus 
zu isolieren (Daten noch nicht publiziert). Die dafür genutzten Rötelmaus-Proben stammen 
aus dem Projekt „Verbesserung der Öffentlichen Gesundheit durch ein besseres Verständnis 
der Epidemiologie nagetierübertragener Krankheiten“. Dabei wurden vorrangig Rötelmäuse 
im Westen Deutschlands gefangen und die Nasenscheidewände auf OPV-DNA untersucht. Aus 
bisher ca. 1000 untersuchten Proben, konnten zehn neue Rötelmaus-Isolate gewonnen 
werden, die nun phylogenetisch klassifiziert werden. Diese Isolate bestätigten jetzt nicht nur, 
dass es sich bei der Rötelmaus um ein wichtiges CPXV-Reservoirtier in Deutschland handelt, 
sondern können auch helfen, die Klade CPXV-like 3 weiter zu charakterisieren. Allerdings ist 
es jetzt wichtig, auch andere Reservoirtiere, wie die Feldmaus, zu beproben und deren 





5.3 VIRULENZFAKTOREN VON CPXV IM RATTEN-MODELL 
2009 kam es in Deutschland und Frankreich zu mehreren humanen Infektionen mit CPXV  (5, 
26, 115). Überträger waren dabei -als Haustiere gehaltene- Ratten. Bei allen Fällen konnte der 
identische CPXV Stamm nachgewiesen werden (5, 26, 115). Das CPXV-Isolat RatPox09, 
welches im Rahmen der Infektionsfälle isoliert wurde, und der Laborreferenzstamm BR 
zeigten phylogenetisch eine Nukleotid-Sequenzidentität von 92%. Dabei konnten vier 
abgegrenzte ORFs identifiziert werden, die bei RatPox09 vorhanden sind und somit 
verantwortlich sein könnten für die erhöhte Virulenz in Wistar Ratten verglichen zu BR, bei 
dem diese ORFs fehlen (29, 30).  
Die vier ORFs im Einzelnen: gCPXV0002 zeigt eine 99% Nukleotid-Sequenz-Übereinstimmung 
zu dem CPXV-Gen, welches für das N-methyl-D-aspartate receptor-like (NMDAr) Protein mit 
unbekannter Funktion kodiert (105). Da die Aminosäure-Sequenz-Identität zu, aus VACV stam-
menden, Golgi apparatus antiapoptotic Proteinen (GAAPs) 98% beträgt, ist zu vermuten, dass 
auch NMDAr mit der Inhibition der Zell-Apoptose in Zusammenhang steht (138). gCPXV0003 
zeigt eine 99% Nukleotid-Sequenz-Übereinstimmung zu dem cytokine response modifier E 
(CrmE) kodierenden Gen, einem bekannten Virulenzfaktor in VACV (139). Dieser gehört zur 
Tumor-Nekrose-Faktor (TNF) Rezeptor Superfamilie (140). gCPXV0284 weist eine 92%ige 
Übereinstimmung mit dem, für das D7L Protein, kodierenden Gen auf. Die Funktion von D7L 
ist bisher unbekannt (141). gCPXV0030 zeigt eine 99% Nukleotid-Sequenzidentität zu dem 
CPXV Gen, welches für das 7-transmembrane G protein-coupled receptor-like Protein (7tGP) 
kodiert (105). Zudem konnten noch zwei ORFs, gCPXV158 (gATI) und gCPXV159 (gp4c), mit 
deutlichen Unterschieden zwischen RatPox09 und BR identifiziert werden (28). Beide ORFs 
sind für die Eingliederung von IMVs in ATIs wichtig (102). 
Um zu überprüfen, ob es sich bei den genannten Genen um Virulenzfaktoren handelt, wurden 
mittels „bacterial artificial chromosome“ (BAC) Technologie RatPox09-Gene in das BR Genom 
eingefügt und so potentielle „gain of function“ Mutanten gebildet. Anschließend wurden die 
gebildeten BR-Mutanten sowohl in vitro mittels Wachstumskinetik wie auch im Tierversuch 
mit Wistar Ratten näher charakterisiert (Publikation IV).  
Dabei zeigte sich, wie schon in den zuvor beschriebenen Publikationen, dass die Ergebnisse 
der Tierversuche nicht durch in vitro Assays reproduziert werden konnten, die alleine auf der 




Virulenzfaktoren auf die Replikationsfähigkeit von CPXV nur im komplexen und divers 
multizellulären Organismus nachvollziehbar ist. Wirtseigene Abwehrmechanismen gegen eine 
CPXV-Infektion und virale Strategien, diese zu umgehen oder zu bekämpfen, müssen in einem 
für die Infektion relevanten Tiermodell untersucht werden, um eine Inkompatibilität zwischen 
Virus und Wirt zu vermeiden. Mit dem CPXV-Tiermodell Wistar Ratte als „Spill-over“-Wirt 
stand hier ein entsprechendes Virus-Wirt-Paar zur Verfügung. Die Bedeutsamkeit entsprech-
ender Paarungen konnte bereits in den Publikationen II und III gezeigt werden. Gleichzeitig 
stellt die genetische Variation der Versuchstiere die Reproduzierbarkeit von Versuchser-
gebnissen vor Probleme, im Vergleich zu Tiermodellen mit Inzuchtlinien. Ein Effekt, der eben-
falls in diesen Tierversuchen zu sehen war. Trotzdem ist eine solche Virus-Wirt-Paarung vor-
zuziehen, da die Feldsituation genauer dargestellt wird und die Ergebnisse die originäre 
Situation (hier CPXV Infektionen bei als Haustier gehaltenen Ratten) sehr gut abzubilden 
vermögen.  
Im Tierversuch zeigte sich, dass das Protein 7tGP für einen signifikanten Anstieg der Virulenz 
des in Ratten avirulenten CPXV-Stammes BR verantwortlich war (Publikation IV Abb. 3 und 4). 
Die BR_7tGP Mutante zeigte sich dabei ähnliche virulent wie das Feldisolat RatPox09. Eine  
ebenfalls mittels BAC-System gebildete 4-fach-Mutante BR_Quad (BR_D7L/ CrmE/ NMDAr/ 
7tGP), mit allen vier vermuteten Virulenzfaktoren, einschließlich 7tGP, zeigte eine signifikant 
höhere Mortalität verglichen zu BR. Strukturelle Ähnlichkeiten, die auf Basis von Aminosäure-
sequenzen ermittelt wurden, verweisen auf die Pockenvirus-Proteine der B21R/B22R Familie. 
Ob 7tGP daher eine immunmodulierende Funktion, vergleichend zu B21R/B22R aufweist, 
muss weiter untersucht werden. Eine Funktion des B22-Proteins von MPXV und CPXV besteht 
darin, humane T-Zellen unempfänglich zu machen gegenüber einer Stimulation durch MHC-
abhängiger und MHC-unabhängiger Antigenpräsentation (142, 143).  
Interessanterweise erreichte die Virusausscheidung, ermittelt über Maultupfer und anschließ-
ender Virustitration, bei der Einzelgenmutante BR_7tGP und BR_Quad nicht das Level, 
welches in Ratten detektiert wurde, die mit RatPox09 infiziert worden sind (Publikation IV 
Abb. 5). Der Anstieg von Virulenz und Virusausscheidung war somit ein Effekt verschiedener 
Gene und möglicherweise deren Interaktion. Dies widerspricht interessanterweise den in vivo 




der lachsartigen Fische oder dem Simiane Immundefizienz-Virus der Affenartigen, bei denen  
ein Anstieg der Virulenz meist zu verstärkter Virusausscheidung geführt hat (144, 145).  
In diesem Teil der Arbeit konnte somit gezeigt werden, dass es sich bei CPXV 7tGP um einen 
relevanten Virulenzfaktor im Tiermodell Ratte handelt. Der ORF gCPXV0030 konnte nicht nur 
in CPXV-Stämmen der Kladen VARV-like, wie in dem hier beschriebenen CPXV-Isolat RatPox09, 
gefunden werden, sondern auch in Isolaten der Klade CPXV-like 2, zu welcher zwei, aus dem 
Reservoirwirt Feldmaus gewonnene, CPXV-Isolate zählen: FM2292 und Ger/2007/Vole. Dies 
stützt die Vermutung, dass dieses Gen auch Einfluss auf die Virulenz im Reservoirwirt hat. Die 
detaillierte Funktionsweise der Proteine wird Gegenstand zukünftiger Studien sein und sich 




















Das zoonotische Kuhpockenvirus (CPXV), ein Mitglied des Genus Orthopoxvirus innerhalb der 
Familie Poxviridae, kommt endemisch in West-Eurasien vor. Phylogenetische Studien zeigen, 
dass es sich um eine polyphyletische Spezies handelt, die in mehrere Kladen unterteilt werden 
kann. Während sich Isolate aus dem Reservoirwirt Feldmaus (Microtus arvalis) vor allem der 
Klade CPXV-like 2 zuordnen lassen, finden sich in der Klade CPXV-like 1 vornehmlich Isolate 
aus akzidentellen Wirten. RatPox09, isoliert aus dem akzidentellen Wirt Ratte (Rattus 
norvegicus forma domestica), kann der Klade VARV-like zugeordnet werden. Dieser für Ratten 
hoch-pathogene CPXV-Stamm ist für mehrere „Spill-over“-Infektionen von Heimtierratten auf 
den Menschen verantwortlich. Auf Grund serologischer Studien wird die Beteiligung der 
Rötelmaus (Myodes glaerolus) als CPXV-Reservoirwirt an der Virusökologie angenommen. 
Bisher war es jedoch nicht möglich, ein entsprechendes Isolat aus der Rötelmaus zu gewinnen.  
Im Rahmen dieser Arbeit konnte das erste CPXV-Isolat aus einer Rötelmaus isoliert und so ihre 
Rolle als Reservoirwirt für CPXV eingehender untersucht werden. Neben der in vitro Charak-
terisierung des neuen CPXV-Isolates „GerMygEK 938/17“ auf verschiedenen Zelllinien und der 
Chorioallantoismembran, wurden Infektionsstudien in Rötelmaus, Feldmaus und Wistar Ratte 
durchgeführt. Dabei konnte erstmalig Virus-Ausscheidung bei der Rötelmaus nachgewiesen 
werden, während bei der Feldmaus weder Virusausscheidung noch CPXV-spezifische 
Antikörper für diesen Rötelmaus-Stamm detektiert werden konnten.  
Mittels phylogenetischer Studien wurde CPXV GerMygEK 938/17 in die Klade CPXV-like 3 mit 
dem bisher einzigen Vertreter CPXV Ger2010MKY, isoliert aus einem Lisztaffen (Saguinus 
oedipus), eingeordnet und diese Klade innerhalb der polyphyletischen CPXV-Spezies bestätigt. 
Versuche mit CPXV Ger2010MKY in den beiden wahrscheinlichen Reservoirwirts-Spezies Feld- 
und Rötelmaus erbrachten ähnliche Resultate wie das Rötelmaus-CPXV-Isolat. Zusätzlich 
mussten in diesem Versuch zwei Rötelmäuse aufgrund deutlicher Gewichtsreduktion 
euthanasiert werden. Im Gegensatz hierzu war eine deutliche klinische Ausprägung bei 
Infektionen mit dem CPXV-Isolat GerMygEK 938/17 nicht beobachtet worden. Ergänzend 
wurden weitere CPXV-Isolate aus den Kladen CPXV-like 1 und 2 in der Rötelmaus 
charakterisiert. Unabhängig vom eingesetzten CPXV-Stamm konnte ein subklinischer Verlauf 




Ausscheidung.  Die phylogenetische Abgrenzung der Klade CPXV-like 3 ist daher auch in Bezug 
auf die Empfänglichkeit von Rötelmäusen und Feldmäusen klar abbildbar. 
In weitergehenden Analysen wurde untersucht, warum RatPox09-Infektionen in Ratten 
deutlich virulenter sind als Infektionen mit dem CPXV-Laborstamm Brighton Red (BR), der nur 
zu einem milden symptomatischen Verlauf führt. Vier Gene konnten dabei identifiziert 
werden, die im Wildtyp-Stamm BR fehlen. Darunter befindet sich auch das Gen gCPXV0030, 
welches zu 99% mit dem von einigen CPXV-Stämmen kodierten Protein 7-transmembrane G 
protein-coupled receptor-like Protein (7tGP) identisch ist. Mittels BR knock-in Mutanten 
konnte die Bedeutung dieser ausgewählten Gene in Tierversuchen mit Ratten als Modell-Tier 
charakterisiert werden. Dabei zeigten Ratten, die mit der BR_7tGP-Mutante inokuliert 
wurden, eine signifikant schwerwiegendere symptomatische Ausprägung und geringere 
Überlebensraten verglichen zu BR-Infektionen.  
Diese Arbeit belegt, dass es innerhalb der CPXV Klassifikation Reservoir-Spezies-spezifische 
phylogenetische Kladen gibt. Die Funktion von Rötelmäusen als Reservoirwirt konnten auf 
Grund der gemessenen Virusausscheidung bestätigt werden. Voraussetzung dafür ist eine In-
fektion mit einem CPXV.Stamm aus der Rötelmaus-spezifischen CPXV-like 3 Klade. Zudem 
konnte gezeigt werden, dass das Gen gCPXV0030 einen maßgebenden Einfluss auf die Virulenz 
von CPXV im Wistar-Ratten-Modell aufweist. Die Abwesenheit dieses Gens in CPXV-Isolaten 
der Klade CPXV-like 3 ist zudem ein deutlicher phylogenetischer Unterschied zu Isolaten der 



















Zoonotic cowpox virus (CPXV) belongs to the genus Orthopoxvirus within the Poxviridae family 
and is endemic in western Eurasia. Phylogenetic analysis revealed that CPXV is polyphyletic 
and isolates cluster into different clades. Common voles (Microtus arvalis) are thought to act 
as reservoir hosts and isolates of common vole origin clustered in CPXV-like 2 clade, while 
most isolates from accidental hosts assembled in the CPXV-like 1 clade. RatPox09, an isolate 
from a diseased pet rat (Rattus norvegicus forma domestica) and an example for an accidental 
host, belongs to the VARV-like clade. It is highly pathogenic in rats and caused several spillover 
infections to humans. Serological studies suggest that bank voles (Myodes glaerolus) are also 
CPXV reservoirs, but up to now, no bank vole-derived isolate was available.  
In this study, the first detection and isolation of a bank vole-derived isolate is reported. In vitro 
studies using this bank vole origin isolate on different cell lines and on the chorioallantoic  
membrane were performed. In addition, experimental inoculations of bank voles, common 
voles and Wistar rats as model animals for CPXV infection were implemented. We were for 
the first time able to detect virus shedding from excretions of bank voles, while neither 
shedding nor seroconversion was detectable in common voles for those isolates. The direct 
pathogen detection in combination to shedding of infectious virus confirmed the status of 
bank voles as relevant reservoir host species of CPXV.  
Phylogenetic analyses classified the bank vole-derived isolate to clade CPXV-like 3 and 
completed this clade. It clustered close to CPXV Ger2010MKY, isolated from a cotton-top 
tamarin (Saguinus oedipus). In vivo studies using CPXV Ger2010MKY inoculations of bank voles 
affirmed viral shedding results. Furthermore, two bank voles inoculated with CPXV 
Ger2010MKY had to be euthanized because of prominent weight loss. Additionally, infection 
studies with isolates of the CPXV-like 1 and 2 clade were performed in bank voles, but 
independent of the used isolate only seroconversion was detectable. Therefore, the 
phylogenetic differentiation of the CPXV-like 3 clade in relation to susceptibility of bank voles 
and common voles was clearly visible. 
RatPox09 shows significantly increased virulence in Wistar rats and causes a high mortality 
compared to the mild clinical symptoms induced by the laboratory strain Brighton Red (BR). 




identified. BR-based knock-in mutants for these relevant genes were generated and in vivo 
characterized in Wistar rats. One mutant with insertion of the gCPXV0030 encoding gene 
displayed significantly higher clinical scores and lower survival rates than the original BR strain. 
The gene gCPXV0030 has a sequence identity of 99% to the CPXV gene encoding 7-
transmembrane G protein-coupled receptor-like protein (7tGP).  
In summary, my studies support the hypothesis of reservoir species–specific phylogenetic 
clades within the CPXV classification. Because of confirmed viral shedding from bank voles this 
species was confirmed as a possible reservoir host for CPXV. However, for productive 
infection, a CPXV isolate out of the CPXV-like 3 clade was necessary. Furthermore, gCPXV0030 
was identified as a novel relevant factor modifying virulence in the well-established Wistar rat 
model. Interestingly, exactly this gene is missing in CPXV-like 3 isolates, while it is present in 
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a) Liste der Spezies und Viren   









VACV Vaccinia Virus 
VARV Variola Virus 
VPXV Wühlmauspockenvirus 
 
b) Liste an Genen  
7tGP 7-transmembrane G protein-coupled receptor-like Protein 
CrmE cytokine response modifier E 
GAAP Golgi apparatus antiapoptotic Protein 
NMDAr N-methyl-D-aspartate receptor-like Protein 
TNF Tumor-Nekrose-Faktor 
 
c) Sonstige Abkürzungen  
AK Antikörper 
ATI Typ A Einschlusskörperchen; A-type inclusion bodies 




CEV cell associated enveloped virus 
CEV cell-associated enveloped virion 
CPE Cytopathischer Effekt 
cq quantification Cycle 
DNA Desoxyribonukleinsäure  
dpi Tage nach Infektion; “Days post infection” 
dsDNA Doppelstrang-DNA 
EEV Etracellular enveloped virus 
ELISA Enzyme-linked Immunosorbent Assays 
FM Feldmaus 
GAGs Glykosaminoglykane 
HTS High throughput sequencing 





IMV Intracellular mature virus 
ITR Inverted terminal repeats 
IV Unreifes (immature) Virion 
Kbp Kilobasenpaare  
MOI Multiplizität der Infektion; „Multiplicity of infection”  
MV Reifes, infektiöses (mature) Virion 
n. Chr. nach Christus 
ORF Offener Leserahmen; “open reading frame” 
PCR Polymerase-Kettenreaktion; “Polymerase Chain Reaction" 
RM Rötelmaus 
RNA Ribonukleinsäure 
TCID50 Tissue Culture Infection Dose 50% 
v. Chr. vor Christus 
VNT Virusneutralisationstest 











Abbildung 2 Schematischer Aufbau der infektiösen Pockenviruspartikel 
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Abbildung 3 Schematische Darstellung des Orthopocken-Genoms 
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Abbildung 5 Pockenläsionen bei Wistar-Ratten im Tierversuch 
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Abbildung 7 Pockenläsionen auf der Chorioallantoismembran (CAM) nach Infektion 
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